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Abstract 

Context. Due to considerable declines in African wildlife populations, most large African mammals 

are managed inside protected areas. Protected areas come in various sizes, and have different 

environmental features, climates and management strategies (i.e. ‘hands‐on’ or ‘hands‐off’) that can 

influence an animals’ homeostasis. White rhinos (Ceratotherium simum simum) are found almost 

exclusively within protected areas where population sizes are driven by natural factors and poaching 

pressures. 

Aims. Our aim was to understand the effect of natural and anthropogenic factors on the 

adrenocortical response of white rhinos within three protected areas. Specifically, we wanted to 

understand how poaching pressure, protected area size (<500 km2), season (wet and dry) and 

rainfall patterns were responsible for driving adrenocortical activity in white rhino. 

Methods. To understand the relationship between rhino adrenocortical responses and different 

environmental and anthropogenic stressors, we quantified glucocorticoid metabolites in faecal 

samples (fGCM) collected from four populations within three protected areas (i.e. two small parks, 

one big park) during the wet and dry seasons. 

Key results. We found differences in seasonal fGCM concentrations, with a 42% increase during the 

dry season, and no differences in fGCM concentrations between the high and low poaching areas. 

Additionally, we found fGCM concentrations in samples from the small parks were respectively 38% 

and 42% higher than in samples from the large park during both the dry and wet seasons compared. 

Conclusions. Our results suggest that white rhinos may experience physiological stress in smaller 

parks, especially during the dry season when resources are limited. 

Implications. By mitigating stress associated with reduced access to resources and spatial 

constraints, managers may better promote the viability of large mammals in small protected areas. 
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Introduction 

The persistence of white rhino (Ceratotherium simum, rhino hereafter) is threatened by a growing 

suite of stressors [e.g. climate change (Ferreira et al. 2019), poaching (Thomas 2010), and space 

limitations (Balmford et al. 1995; du Toit 2006; Cousins et al. 2008)]. To maximise population growth 

of rhinos in South Africa, the South African National Parks (SANParks) manages them in both larger 

(>15 000 km2) and smaller (<500 km2) protected areas (Lindsey et al. 2017), with variable densities 

(0.01–1.0 rhino/ km2), rainfall patterns (350–700 mm), and management strategies (e.g. 

supplemental feeding and hands‐off) (Ferreira et al. 2017). Although it is clear that poaching and 

drought conditions are causing population declines (Gaillard et al. 2000; Nhleko et al. 2021), changes 

in the physiological status of rhinos in response to environmental stressors are less known but of 

great importance in ensuring individual health and thus population viability. Differences in rhino’s 

physiological condition may be harder to detect than population declines, but understanding what 

causes them stress is equally important for developing strategies for conserving them. 

 

Animals have several effective response mechanisms for dealing with perceived stressors, including 

the production and release of glucocorticoids (GCs) into the bloodstream (MacDougall‐Shackleton et 

al. 2019; Palme 2019; Scheun et al. 2020). Specifically, GCs facilitate shifts in behaviour and 

physiology to limit the effects of stressors (Romero 2002; Ganswindt et al. 2010; MacDougall‐

Shackleton et al. 2019; Palme 2019; Scheun et al. 2020). Although the short‐term release of GCs is 

adaptive in nature, a long‐term elevation in GC concentrations can lead to deleterious consequences 

for individual fitness such as immune and reproductive suppression (Terio et al. 2004; Metrione et 

al. 2007; Viljoen et al. 2008a; Metrione and Harder 2011). A prolonged exposure to a stressful 

situation can even lead to a downregulation of adrenocorticoid output as a form of physiological 

protection measure, for example as shown in a rhino translocation study (Linklater et al. 2010). 

However, most other studies found that declines in food quality (Foley et al. 2001; Viljoen et al. 

2008a) and hunting pressures elevated levels of GCs associated with stress in large animals (Bateson 

and Bradshaw 1997; Sforzi and Lovari 2000). Moreover, heavily hunted populations of other 

megaherbivores [e.g. elephants (Loxodonta africana)] have been shown to have higher GCs and 

lower reproductive output in poaching hotspots than in other areas (Gobush et al. 2008). 

 

In the past, GC concentrations were determined from blood samples. However, the required 

handling and restraint of animals is usually perceived as a stressor and can lead to elevated GC 

concentrations (Ganswindt et al. 2010; Palme 2019). Quantifying respective GC metabolites from 

faecal samples provides an alternative non‐invasive method for free‐ranging animals (Ganswindt et 

al. 2010; Palme 2019; Scheun et al. 2020). Additionally, fGCM concentrations reflect the cumulative 

production of GCs over time, and are less affected by fluctuations in adrenal endocrine activity due 

to circadian rhythms (Touma and Palme 2005; Ganswindt et al. 2010). Although it is important to 

note that GCs themselves do not cause stress, they form part of an integral stress response, and so 

have been used as proxies for investigating physiological stress (Ganswindt et al. 2010; Ahlering et 

al. 2013; Mumby et al. 2015; Scheun et al. 2020). 

 

Accordingly, the aim of this study was to investigate the relationship between rhino adrenocortical 

responses and different environmental and anthropogenic stressors. Specifically, using a non‐

invasive method for quantifying faecal glucocorticoid metabolites (fGCM), we wanted to (1) validate 
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our field methodology and understand the stability of fGCM concentrations for rhino post‐

defecation, and (2) correlate fGCM concentrations of four rhino populations to both environmental 

and anthropogenic challenges. We predicted that rhinos in areas with high poaching pressure would 

have higher fGCM concentrations compared with rhinos in areas with low poaching pressure due to 

their heightened perception of risk in these areas (Bateson and Bradshaw 1997; Sforzi and Lovari 

2000; Vilela et al. 2020). Additionally, we predicted rhinos sampled during the dry season (August–

September; when resources are limited) in the smaller protected areas that constrain this wide‐

ranging species (Clubb and Mason 2003, 2007; Metrione et al. 2007) would have higher fGCM 

concentrations. 

 

Methods 

Study sites 

To understand the factors influencing fGCM levels in rhinos living under different environmental 

conditions, we collected faecal samples from populations within three protected areas of different 

sizes, management strategies and rainfall, poaching pressure and rhino population densities (Table 

1). We chose a large park that allowed us to assess physiological conditions in areas with poaching 

and no poaching. We selected two smaller parks due to their similar size and the difference in rhino 

density, rainfall, and management strategies, which could influence rhinos’ physiological responses. 

 

Table 1. Parks used for the collection of white rhino dung samples for fGCM quantification. 

 

Parks are listed by size, estimated rhino population, management actions, rainfall, and the number of samples during wet 

and dry seasons. 

 

We collected samples from a small population (20 to 100 animals) of rhinos (Ferreira et al. 2017) in 

Mokala National Park (Mokala, hereafter, 275 km2), located in high‐altitude grasslands [i.e. highveld 

of the Northern Cape Province of South Africa (Fig. 1)]. The park is semiarid and receives 350–558 

mm of rainfall annually (Bezuidenhout et al. 2015). The winters are cool, with low temperatures 

averaging 1.1°C, and high summer temperatures averaging 32.8°C (Bezuidenhout et al. 2015). The 

underlying geology of the park consists of andesitic lavas of the Allanridge Andesite Formation in the 

north and the Karoo dolorite intrusions in the southern parts of the park (Bezuidenhout et al. 2015). 

The park has three dominant vegetation types, namely Kimberley Thornveld and Vaalbos Rocky 

Shrubland, which are part of the Savanna Biome, and the Northern Upper Karoo, which is part of the 

Nama Karoo Biome (Bezuidenhout et al. 2015). The dominant grass species in the park include 

Eragrostis lehmanniana, Vachellia erioloba, Schmidtia pappophoroide, Eragrostis lehmanniana and 

Acacia mellifera (Gertenbach 1983). Mokala was managed using a hands‐off approach and there was 

no poaching occurring in the park at the time of the study. 
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Fig. 1. Map of the three national parks in South Africa where white rhino faecal samples were collected in the 

wet and dry seasons of 2019. 

 

We also collected faecal samples from rhinos in Marakele National Park (290 km2, Marakele 

hereafter), located in the south‐western part of the Limpopo province (Fig. 1). Marakele was home 

to a medium‐sized population (100 to 500 animals) of rhino (Ferreira et al. 2017). The park receives 

556–630 mm rainfall between October and March when high temperatures average 30°C (Novellie 

and Spies 2014). Winters are cool and dry, with frost occurring in low lying areas and low tempera‐

tures averaging 3°C (Novellie and Spies 2014). The underlying geology for the park is sandstone in 

the south‐western and southern sections, with shale and mudstone in the west areas of the park 

(van Staden and Bredenkamp 2006). This gives rise to sandy soils on the sandstone and clay soils on 

the shale and mudstone (van Staden and Bredenkamp 2005). The park is situated in the Savanna 

Biome and the vegetation includes Sour Bushveld, Mixed Bushveld, Sourish Mixed Bushveld and 

North‐Eastern Mountain Sourveld (van Staden and Bredenkamp 2006). The dominant grass species 

in the park include Eragrostis curvula, Themeda triandra, Trachypogon spicatus, Eragrostis racemose 

and Setaria sphacelate (van Staden and Bredenkamp 2005). Supplemental food was provided for 

rhinos in the dry season. There was no poaching occurring in the park during the time of the study. 

 

Lastly, we collected faecal samples from a high and a low poaching area in Kruger National Park (19 

485 km2, hereafter Kruger), located in the Mpumalanga and Limpopo provinces (Fig. 1). Kruger is 

home to a large population (>2000 animals) of rhino (Ferreira et al. 2017; Nhleko et al. 2021). We 

used poaching records from 2018 (the year before our study) to find areas that had the highest and 

lowest number of poached rhinos. We used those poaching numbers to select our study sites; fewer 

than 50 rhinos were poached in the low poaching area compared with more than 150 rhinos in the 

high poaching area. The poaching levels for these two sections remained mostly unchanged during 

the year of our study (2019) and the following year (2020). Both areas were located in the southern 

parts of the park and border each other; however, we sampled from the interior portions of these 
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areas, which were separated by >50 km. The southern extent of Kruger lies within the lowveld 

bushveld climate zone, which receives 500–700 mm rainfall between October and March (Venter et 

al. 2003). The underlying geology of the park consists of granite and gneiss soils in the western parts, 

nutrient rich basalts in the eastern parts and Karoo sediments in the parts where the granite and 

basalts soils join (Venter et al. 2003). Vegetation on the southern region of park can be classified into 

two vegetation categories: (1) savanna woodlands on granite soils in the south where Combretum 

spp. trees are dominant; and (2) open grassy woodlands on the basalts in the south dominated by 

Sclerocarya caffra and Senegalia nigrescens, Hyperthelia dissoluta, Eragrastis lappula, Erigrastis 

capensis and Themeda triandra (Gertenbach 1983; Venter et al. 2003). Kruger is managed using a 

hands‐off approach. 

 

Sampling 

We used fGCM concentrations to investigate the relationship between rhino physiological responses 

and different poaching rates, park sizes, seasons, and rainfall. We collected faecal samples from 

free‐roaming rhinos (whose identities and sexes were unknown) in the wet (April 2019) and the dry 

(August and September 2019) seasons. 

 

Stability of faecal glucocorticoid metabolite concentration post‐defecation 

Because several factors (i.e. temperature, bacterial enzyme) can influence fGCM concentrations 

found in samples, it is important to validate the technique used to monitor fGCM concentration for 

the species being studied (Touma and Palme 2005; Webster et al. 2018). This is done to ensure 

samples collected still contain concentrations of biologically relevant target agents (Webster et al. 

2018). As such, we determined the stability of the fGCM concentrations post‐defecation. To do this 

we collected a large faecal bolus from an individual rhino housed in the Skukuza bomas (enclosures) 

of Kruger National Park. We thoroughly mixed the material by hand (clad in rubber gloves) (Palme 

2005) before freezing three subsamples as t = 0 control. We then divided the large faecal bolus into 

an additional 30 subsamples, which we placed outside in direct sunlight. We protected the samples 

using metal cages that excluded birds and mammals. Next, we removed and froze (−61.5°C) three 

subsamples at intervals of 30 min, 1hr, 2 h, 3 h, 6 h, 12 h, 24 h, 2 days, 4 days, and 7 days. 

 

Faecal sample collection from free ranging rhinos 

To collect faecal samples from the four different populations, we opportunistically searched for 

rhino middens with fresh samples in areas with high rhino activity such as footpaths, close to 

waterholes and on the sides of the road (Marneweck et al. 2018). We collected fresh (less than a 

week old – assessed by looking at discolouration and wetness) faecal samples from middens in the 

three protected areas (Kruger – in low and high poaching areas, Marakele and Mokala) at the end of 

the wet season, when biomass is highest (hereafter wet season; April 2019) and the dry season 

(August and September 2019). Faeces could not be allocated to individual rhinos because rhino 

identities were unknown. One downside to this opportunistic sampling is the potential for 

generating samples with a disproportionate number of pregnant females, which commonly have 

higher fGCM levels. However, because white rhinos reproduce throughout the year, we did not 

expect samples from pregnant females to bias our results. Where two or more fresh samples were 

found, we collected each sample from a different location on the midden where different individuals 
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defecate (i.e. territorial males defaecated in the centre of a midden, other rhinos defaecate around 

the periphery; Marneweck et al. 2018). The same collector retrieved samples from all sites and 

recorded the location of all middens where samples were collected. We collected all samples within 

a 2‐week period at each site (2 weeks in Marakele, 2 weeks in Kruger and 2 weeks in Mokala) for 

each season (April 2019 for wet season, August and September for dry season sampling). We 

collected wet samples from the centre of the bolus to avoid the contaminated and dried out samples 

at the surface of the bolus. After collection, we placed the samples in individually labelled 30‐mL 

bottles and stored them in a cooler box with ice packs until they could be frozen at the end of the 

day. To ensure we collected samples from different individuals at middens with multiple fresh 

samples, we collected faecal material from both the centre (where dominant males defaecate) and 

the periphery (used by females, juveniles, and subordinate males) (Marneweck et al. 2018). To 

reduce the potential for sampling from the same animal when collecting samples from unknown 

individuals, we collected samples 300–500 m apart, and used information on the spatial aspect of 

midden use found by Marneweck et al. (2018) to collect samples from different parts of the midden 

(Owen‐Smith 1974; Marneweck et al. 2018). Samples were added to a cooler with ice packs 

immediately after collection, then frozen at −61.5°C at the end of each field day.  

 

Steroid extraction and analysis 

To extract GCMs from faecal samples we lyophilised, pulverised, and sieved the collected material 

through a wire‐mesh strainer to remove fibrous material. We then mixed 0.050–0.055 g of faecal 

powder per sample with 3 mL of 80% ethanol, before placing the suspension in a vortex (Vortex 

Evaporator, Labconco, Kansas City, USA) for 15 min (Ganswindt et al. 2002). After the vortex, the 

samples were centrifuged at 352g for 10 min before the supernatants were decanted into 

microtubes and stored at −20°C until further analysis (Ganswindt et al. 2002).  

We measured fGCM concentrations in each sample using an enzyme immunoassay (EIA) detecting 

fGCMs with a 5α‐3β, 11β‐diol structure. Detailed assay characteristics, including full descriptions of 

the assay components and cross‐reactivities, have been provided by Touma et al. (2003), and the EIA 

has been shown to reliably measure alterations in fGCM concentrations in the species (Badenhorst 

et al. 2016). The sensitivity of the EIA was 2.4 ng/g faecal dry weight (DW). Serial dilutions of faecal 

extracts gave displacement curves that were parallel to the respective standard curves, with relative 

variation of the slope of the trend lines <2%. Intra‐assay coefficients of variation (CV) of quality 

controls were 4.93% and 7.32%, and inter‐assay CV were 10.22% and 14.74%. All analyses have been 

conducted at the Endocrine Research Laboratory, University of Pretoria, South Africa. 

 

Statistical analysis 

To determine a time‐dependent alteration in fGCM concentration post‐defaecation, fGCM 

concentrations for each subsample were expressed as percentages based on the triplicate mean 

value of subsamples exposed for 0 h (representing 100%). We graphically displaced variation in 

subsamples over time using the median and standard deviation (s.d.) to evaluate differences from t 

= 0.  

 

Finding the samples from our four populations were not normal (Shapiro–Wilk test: w = 0.80, P < 

0.001), we transformed measures of fGCM to ensure our data met the assumptions of normality. 
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Due to the importance of seasonality in understanding difference in fGCM, we first tested its 

influence on all our fGCM data using a generalised linear model with season as an explanatory 

variable. If we found no differences in seasons, we pooled the data by season; if there were 

differences, we accounted for seasonal effects in our remaining analyses by running separate 

analysis for each season. Next, to determine if the differences in fGCM could be explained by 

poaching intensity, we subset the data to the only area where poaching occurred (i.e. Kruger), and 

compared samples from low and high poaching areas, again using a generalised linear model. If we 

found no differences as a function of poaching, we pooled the Kruger data for future analyses. We 

evaluated seasonality and poaching by considering α levels <0.05 to be significant. 

 

Finally, we compared the parsimony of three competing models (Anderson and Burnham 2004) to 

determine which provided the best explanation of variation in fGCM levels across all sites. For one 

model, we examined the size of the protected areas by comparing our two small study sites (Mokala 

and Marakele) with our larger site (Kruger). For our second model, we compared sites with more 

rainfall (Marakele and Kruger) to one with less (Mokala). For our final model, we consider possibility 

that the unique conditions (e.g. rhino density, management) at each our sites provided the best 

explanation of variation in fGCM levels (Table 1). We evaluated the parsimony of our three models 

and a null model using Akaike’s Information Criterion corrected for small sample size (AICc). We 

considered the model with the lowest AICc to be the most parsimonious and regarded models within 

two AICc to be competing unless they were a configuration of the best model with an addition 

uninformative variable (Anderson and Burnham 2004). Additionally, we consider the variable in each 

competing model and consider them to be important predictors of fGCM levels if their 95% CI did 

not include 0 and their f‐statistic was significant (P < 0.05). Finally, using spatial correlograms with 

non‐parametric bootstrapping (BjØrnstad and Falck 2001), we found no evidence of spatial 

dependence in the residuals of the models of our best models for each season (Beale et al. 2010). 

We conducted our analysis using the packages ncf, MuMin, and ape (Paradis et al. 2004) on the R 

platform (R Core Development Team 2016). 

 

Results 

Stability of fGCM concentration post‐defecation 

Examining post‐defecation over time we found no difference in fGCM concentrations over the 

course of 7 days (Appendix 1 in Supplementary Material). A maximum increase in fGCM 

concentration of 10.5% was recognised within the first hour, and an overall maximum increase in 

fGCM concentration of 21% after 7 days. 

 

Comparison of fGCM from free ranging rhinos 

We collected 90 samples from Mokala, 61 samples from Marakele, 82 samples from the low 

poaching area and 80 samples from the high poaching area of Kruger (Tables 1, 2). Examining 

samples from all our sites, we found a clear significant differences in the fGCM concentrations 

between the wet and dry season samples (β wet season = −0.57; 95% CI −0.78 to −0.36; P < 0.001), 

with an approximately 42% decrease in fGCM during the wet season (Fig. 2). Accordingly, we ran all 

our subsequent analyses separately for wet and dry seasons. 
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Table 2. The range of faecal glucocorticoid metabolite (fGCM) concentrations for white rhinos from different 

studies. 

 

AAll the fGCM samples in these studies were analysed in the same lab using the same method 

 

 

Fig. 2. Violin plots of faecal glucocorticoid metabolite (fGCM) concentrations of White Rhinos roaming at the 

three sampling sites in 2019. Values from the dry season are shown in grey and from the wet season in black. 

The lines represent the median and quartiles, and the dots represent the means. 

 

To determine if variation fGCM could be explained by poaching levels, we used a subset of our data 

to compare areas with relatively high and low poaching in Kruger Park. We found no difference in 

the fGCM levels of rhinos between these areas of park during the wet (β = −0.03; 95% CI −0.11 to 

0.04; P = 0.374) and dry seasons (β = 0.04; 95% CI −0.11 to −0.20; P = 0.573). Finding no differences 

in poaching intensity, we pooled together Kruger samples by season for further analyses. 
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Finally, we compared three different models to explain the variation in fGCM across our sites during 

both the wet and dry season. For both seasons the parsimonious model that explained the variation 

in fGCM levels was a model with a variable accounting for the size (large vs small) of the protected 

area (Table 3). The only competing model for each season was a model with one additional 

parameter that did not improve model parsimony, and was therefore not considered (Anderson and 

Burnham 2004). We found that fGCM levels were higher in smaller areas during both the wet (βsmall 

= 0.57; 95% CI 0.32–0.82; P < 0.001) and dry seasons (βsmall = 0.50; 95% CI 0.18–0.81, P = 0.002). 

Levels of fGCM were 37.5% higher on the small site during the dry season (small sites   = 0.44, large 

site   = 0.32) and 42% higher during the wet season (small sites   = 0.27, large site  = 0.19). 

 

Table 3. Ranking of models used to explain seasonal (wet and dry season) variation in faecal glucocorticoid 

metabolite (fGCM) of white rhinos. 

 

Size (small and large) and rainfall (high and low) at each site, as well as each area are considered separately (site) in 

models. A null model is also included. The degrees of freedom (d.f.) are reported, and models were ranked based on AICc 

(Akaike’s Information Criterion corrected for small sample size) scores and relative difference in these scores (ΔAICc). 

 

Discussion 

In this study, we found differences in rhino’s fGCM concentrations were best explained by 

differences in season and the size of their protected areas. Smaller protected areas make it easier to 

directly manage populations and limit threats from poaching (Clubb and Mason 2003; Cantú‐Salazar 

and Gaston 2010); however, larger species that are adapted to roam over large spaces might be 

challenged by restricted movement (Clubb and Mason 2003, 2007; Metrione et al. 2007). Small 

parks may also be too small to encapsulate heterogeneous habitats and variable climatic conditions, 

limiting wildlife’s access to refugia (Smit et al. 2020) or areas with higher quality food (Foley et al. 

2001; Viljoen et al. 2008a; Islam et al. 2010) during unfavourable conditions (e.g. drought). Many 

larger mammals often use long‐distance movement or migrations to access quality forage and water 

resources (Newmark 2008; Islam et al. 2010). Confinement to small protected islands, often 

surrounded by human dominated landscapes, may hinder the rhinos’ ability to find favourable 

conditions, and ultimately trigger a stress response (Newmark 2008; Hetem et al. 2014). 

 

The effect of small protected area size on the rhinos’ fGCM concentrations appeared to be 

exacerbated by dry season conditions, with seasonally higher fGCM concentrations increasing an 
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additional 37.5% in rhinos in small protected areas compared with large ones. The dry season in 

southern Africa is associated with resource limitations for most wildlife (Shrader et al. 2006; Shrader 

and Perrin 2006), and likely exacerbates the restrictive nature of small protected areas. Other larger 

mammals (e.g. elephants) also appear to have elevated fGCM concentrations associated with the 

quality and quantity of food resources during the dry season (Foley et al. 2001; Viljoen et al. 2008a). 

However, only in large parks, like Kruger, do animals have the ability to mitigate insufficient food 

quality and quantity (e.g. elephant and buffalo [Syncerus caffer]) by shifting (up to ≥100 km) their 

activities to areas with greener vegetation and more rainfall (Abraham et al. 2019; Staver et al. 2019;  

Smit et al. 2020). 

 

Contrary to our predictions and other research, we did not find differences in fGCM concentrations 

associated with poaching pressure levels. In fact, the overall fGCM levels for high and low poaching 

regions of Kruger were comparable to those for rhinos in other studies (Badenhorst et al. 2016; 

Fàbregas et al. 2019, 2020), further suggesting the lack of an elevated adrenocortical output in 

response to an imminent poaching pressure. Physiologically, the absence of higher fGCM levels 

could be a result of a negative feedback loop, where perceived stress over a prolonged period leads 

to a downregulation of adrenocortical activity (Linklater et al. 2010). However, studies have linked 

poaching and hunting activities to elevated fGCM concentrations in other species, like elephants 

(Gobush et al. 2008) and red deer (Cevus elaphus) (Bateson and Bradshaw 1997; Sforzi and Lovari 

2000; Vilela et al. 2020).Rhinos’ muted response to continued poaching may be due to habituation 

to continuous anthropogenic disturbance (Walker et al. 2006; Busch and Hayward 2009; Shutt 

et al. 2014). Alternatively, rhinos may rarely have non‐lethal encounters with poachers. Rhinos 

travel in small groups (1–4) and are probably less likely than more gregarious herd animals (e.g. 

elephants and red deer) to have non‐lethal encounters with humans and form memories about 

poaching events (Busch and Hayward 2009; Wiśniewska et al. 2022). The ability to associate risky 

events with places and stimuli may be critical for animals to form adaptive responses to poaching 

and other risks (Bradshaw et al. 2005; Busch and Hayward 2009; Wiśniewska et al. 2022). 

 

Although there were clear differences in the population densities and management strategies at our 

two smaller protected areas, we found no evidence that these factors helped to explain the variation 

in the fGCM concentrations of white rhino. Specifically, differences in the density of white rhinos, 

supplemental feeding practices, average rainfall or environmental conditions (Table 1) had a marked 

influence on rhinos’ physiological stress responses. Elevated levels of GCs have been associated with 

increases in population densities of small mammals, birds, and reptiles (Creel et al. 2013). In our 

study, rhino population may not have reached the densities needed to trigger physiological stress 

responses. Alternatively, it is possible the supplemental feeding on the denser site (Marakele) offset 

the potential for food stress. However, the provision of food can increase the rates of contact 

between wildlife and humans as well as conspecifics, both of which can induce stress and increase 

rates of pathogen transmission (Murray et al. 2016). This increased contact between humans and 

rhinos may also habituate rhinos to humans and potentially increase their susceptibility to poaching. 

 

Considerations 

Although differences in fGCM concentrations may appear to be from environmental 

stressors, they may have also been a function of variation in the sample populations’ age, 

body condition, reproductive stage, lactation, injury etc. (Ganswindt et al. 2003, 2010; 



11 
 

Rasmussen et al. 2008; Viljoen et al. 2008b; Breuner et al. 2013; Palme 2019). Results from 

the fGCM stability investigation suggested that the samples were fairly stable under the 

storage conditions of ambient temperatures, and that dung samples that had been in the 

field for up to 7 days would not influence our results. Previously, Ganswindt et al. (2012) 

found a 28.8% increase in fGCM levels in a stability experiment similar to ours. They 

concluded that changes of that magnitude did not affect their results (Ganswindt et al. 

2012). Because we collected samples opportunistically, we were not able to collect informa‐

tion on age, sex, reproductive stage, or body condition of the rhinos from our sites. Studies 

have suggested that more robust results could be obtained by coupling fGCM concentra‐

tions with other measures (i.e. reproductive and body condition, glucose, fatty acids, and 

corticosteroid binding globulin) that influence concentrations of GCs in the blood stream 

(Breuner et al. 2013; Palme 2019). However, because some of these measures require 

invasive measures for sampling, these complementary measures are likely to increase 

animal stress, reduce sample size and greatly increase the costs of such a project. 

 

Management implications 

Due to the benefits of larger protected areas, when possible, managers should drop fences 

between neighbouring properties and enter into agreements for cooperative management 

to increase the amount of space available to wildlife. The creation of corridors to connect 

protected areas would also allow wildlife to move when conditions become unfavourable in 

a particular area (van Aarde and Jackson 2007). Still, one clear advantage of smaller 

protected areas for threatened and hunted species is their ability to provide a safe 

sanctuary from poaching. However, spatial constraints and resource availability for large 

mammals in smaller parks might impede some of the benefits gained, particularly during 

times of limited resources. Accordingly, the management of large animals in small, 

protected areas should be complemented with the provision of supplemental feed. 

However, the provision of food should avoid the aggregation of animals at feeding sites. This 

may be accomplished by spacing and moving feeding stations and providing feed at 

unpredictable times so animals cannot predict when and where the next feed will occur 

(Murray et al. 2016). To reduce contact between humans and wildlife, feed should be 

provided by a limited number of people, working as quickly and as silently as possible to 

minimalise disturbance. Managers should also ensure the population sizes of large 

mammals in smaller parks are kept low, allowing individuals to partake in their more natural 

ranging behaviours (Clubb and Mason 2003). By mitigating stress associated with reduced 

access to quality forage and water during the dry season, as well as spatial constraints faced 

by wildlife, managers can better promote the viability of large mammals in smaller 

protected areas. 

 

Data availability. The data that support the findings of this study are available from the Science 

Manager at South African National Parks Mrs Judith Botha (judith.botha@sanparks.org), upon 

reasonable request. 

 



12 
 

Conflicts of interest. No conflicts of interest has been declared by the authors. 

 

Declaration of funding. Funding for this work was provided by the South African National Parks, 

where authors Z.N Nhleko and S.M. Ferreira were employed. 

 

Acknowledgements. We are grateful for the financial and logistical support provided by SANParks. 

We also thank Corera Links, Daphney Morowane, Ompha Matshona, Rethabile Mogoane and the 

game guards at Scientific Services in Kruger for field aassistance, and section rangers for allowing us 

access to their sections to collect samples. We also thank the staff of the Endocrine Research 

Laboratory for expert help in laboratory techniques. 

 

References 
Abraham JO, Hempson GP, Staver AC (2019) Drought‐response strategies of savanna herbivores. Ecology and 

Evolution 9(12), 7047–7056. doi:10.1002/ece3.5270 

Ahlering MA, Maldonado JE, Eggert LS, Fleischer RC, Western D, Brown JL (2013) Conservation outside 

protected areas and the effect of human‐dominated landscapes on stress hormones in savannah elephants. 

Conservation Biology 27(3), 569–575. doi:10.1111/cobi.12061 

Anderson D, Burnham K (2004) ‘Model Selection and Multi‐model Inference.’ 2nd edn. (Springer‐Verlag: New 

York, NY, USA) 

Badenhorst M, Otto M, van der Goot AC, Ganswindt A (2016) Stress steroid levels and the short‐term impact of 

routine dehorning in female southern white rhinoceroses (Ceratotherium simum simum). African Zoology 

51(4), 211–215. doi:10.1080/15627020.2016.1261002 

Balmford A, Leader‐Williams N, Green MJB (1995) Parks or arks: where to conserve threatened mammals? 

Biodiversity & Conservation 4(6), 595–607. doi:10.1007/BF00222516 

Bateson P, Bradshaw EL (1997) Physiological effects of hunting red deer (Cervus elaphus). Proceedings of the 

Royal Society of London B: Biological Sciences 264, 1707–1714. doi:10.1098/rspb.1997.0237 

Beale CM, Lennon JJ, Yearsley JM, Brewer MJ, Elston DA (2010) Regression analysis of spatial data. Ecology 

Letters 13(2), 246–264. doi:10.1111/j.1461‐0248.2009.01422.x 

Bezuidenhout H, Bradshaw PL, Bradshaw M, Zietsman PC (2015) Landscape units of Mokala National Park, 

Northern Cape Province, South Africa. Journal of the National Musuem, Bloemfontein 31(1), 1–27. 

BjØrnstad ON, Falck W (2001) Nonparametric spatial covariance functions: estimation and testing. 

Environmental and Ecological Statistics 8(1), 53–70. doi:10.1023/A:1009601932481 

Bradshaw GA, Schore AN, Brown JL, Poole JH, Moss CJ (2005) Elephant breakdown. Nature 433(7028), 807. 

doi:10.1038/433807a 

Breuner CW, Delehanty B, Boonstra R (2013) Evaluating stress in natural populations of vertebrates: total 

CORT is not good enough. Functional Ecology 27(1), 24–36. doi:10.1111/1365‐2435.12016 

Busch DS, Hayward LS (2009) Stress in a conservation context: a discussion of glucocorticoid actions and how 

levels change with conservation‐relevant variables. Biological Conservation 142(12), 2844–2853. 

doi:10.1016/j.biocon.2009.08.013 



13 
 

Cantú‐Salazar L, Gaston KJ (2010) Very large protected areas and their contribution to terrestrial biological 

conservation. BioScience 60(10), 808–818. doi:10.1525/bio.2010.60.10.7 

Clubb R, Mason G (2003) Captivity effects on wide‐ranging carnivores. Nature 425(6957), 473–474. 

doi:10.1038/425473a 

Clubb R, Mason GJ (2007) Natural behavioural biology as a risk factor in carnivore welfare: how analysing 

species differences could help zoos improve enclosures. Applied Animal Behaviour Science 102(3–4), 303–328. 

doi:10.1016/j.applanim.2006.05.033 

Cousins JA, Sadler JP, Evans J (2008) Exploring the role of private wildlife ranching as a conservation tool in 

South Africa: stakeholder perspectives. Ecology and Society 13(2), 43. doi:10.5751/ES‐02655‐130243 

Creel S, Dantzer B, Goymann W, Rubenstein DR (2013) The ecology of stress: effects of the social environment. 

Functional Ecology 27(1), 66–80. doi:10.1111/j.1365‐2435.2012.02029.x 

du Toit R (2006) ‘Guidelines for Implementing SADC Rhino Conservation Strategies.’ 2006 edn. (SADC Regional 

Programme for Rhino Conservation: Harare, Zimbabwe) 

Fàbregas MC, Ganswindt A, Fosgate GT, Bertschinger HJ, Meyer LCR (2019) Behavioral and adrenocortical 

responses of captive white rhino adolescents to the introduction of a new calf. Acta Ethologica 22(3), 227–231. 

doi:10.1007/s10211‐019‐00322‐w 

Fàbregas MC, Fosgate GT, Ganswindt A, Bertschinger H, Hofmeyr M, Meyer LCR (2020) Rehabilitation method 

affects behavior, welfare, and adaptation potential for subsequent release of orphaned white rhinoceros. Acta 

Ethologica 23(2), 105–114. doi:10.1007/s10211‐020‐00343‐w 

Ferreira SM, Bissett C, Cowell CR, Gaylard A, Greaver C, Hayes J, Hofmeyr M, Moolman‐van der Vyver L, 

Zimmerman D (2017) The status of rhinoceroses in South African National Parks. Koedoe 59(1), 1–11. 

doi:10.4102/koedoe.v59i1.1392 

Ferreira SM, le Roex N, Greaver C (2019) Species‐specific drought impacts on black and white rhinoceroses. 

PLoS ONE 14(1), e0209678. doi:10.1371/journal.pone.0209678 

Foley CAH, Papageorge S, Wasser SK (2001) Noninvasive stress and reproductive measures of social and 

ecological pressures in free‐ranging African elephants. Conservation Biology 15(4), 1134–1142. 

doi:10.1046/j.1523‐1739.2001.0150041134.x 

Gaillard J‐M, Festa‐Bianchet M, Yoccoz NG, Loison A, Toïgo C (2000) Temporal variation in fitness components 

and population dynamics of large herbivores introduction: widespread large herbivores in variable 

environments. Annual Review of Ecology and Systematics 31, 367–393. doi:10.1146/annurev.ecolsys.31.1.367 

Ganswindt A, Heistermann M, Borragan S, Hodges JK (2002) Assessment of testicular endocrine function in 

captive African elephants by measurement of urinary and fecal androgens. Zoo Biology 21(1), 27–36. 

doi:10.1002/zoo.10034 

Ganswindt A, Palme R, Heistermann M, Borragan S, Hodges JK (2003) Non‐invasive assessment of 

adrenocortical function in the male African elephant (Loxodonta africana) and its relation to musth. General 

and Comparative Endocrinology 134(2), 156–166. doi:10.1016/S0016‐6480(03)00251‐X 

Ganswindt A, Münscher S, Henley M, Palme R, Thompson P, Bertschinger H (2010) Concentrations of faecal 

glucocorticoid metabolites in physically injured free‐ranging African elephants Loxodonta africana. Wildlife 

Biology 16(3), 323–332. doi:10.2981/09‐081 

Ganswindt A, Tordiffe A, Stam E, Howitt M, Jori F (2012) Determining adrenocortical endocrine activity as a 

measure of stress in African buffalo (Syncerus caffer) based on faecal analysis. African Zoology 47, 261–269. 

doi:10.1080/15627020.201 



14 
 

Gertenbach WPD (1983) Landscapes of the Kruger National Park. Koedoe 26, 9–121. 

doi:10.4102/koedoe.v26i1.591 

Gobush KS, Mutayoba BM, Wasser SK (2008) Long‐term impacts of poaching on relatedness, stress physiology, 

and reproductive output of adult female African elephants. Conservation Biology 22, 1590–1599. 

doi:10.1111/j.1523‐1739.2008.01035.x 

Hetem RS, Fuller A, Maloney SK, Mitchell D (2014) Responses of large mammals to climate change. 

Temperature 1(2), 115–127. doi:10.4161/temp.29651 

Islam MZ, Ismail K, Boug A (2010) Catastrophic die‐off of globally threatened Arabian oryx and sand gazelle in 

the fenced protected area of the arid central Saudi Arabia. Journal of Threatened Taxa 2(2), 677–684. 

doi:10.11609/JoTT.o2174.677‐84 

Lindsey PA, Petracca LS, Funston PJ, Bauer H, Dickman A, Everatt K, et al. (2017) The performance of African 

protected areas for lions and their prey. Biological Conservation 209, 137–149. 

doi:10.1016/j.biocon.2017.01.011 

Linklater W, Macdonald E, Flamand J, Czekala N (2010) Declining and low fecal corticoids are associated with 

distress, not acclimation to stress, during the translocation of African rhinoceros. Animal Conservation 13, 

104–111. 

MacDougall‐Shackleton SA, Bonier F, Romero LM, Moore IT (2019) Glucocorticoids and “stress” are not 

synonymous. Integrative Organismal Biology 1(1), obz017. doi:10.1093/iob/obz017 

Marneweck C, Jürgens A, Shrader AM (2018) The role of middens in white rhino olfactory communication. 

Animal Behaviour 140, 7–18. doi:10.1016/j.anbehav.2018.04.001 

Metrione LC, Harder JD (2011) Fecal corticosterone concentrations and reproductive success in captive female 

southern white rhinoceros. General and Comparative Endocrinology 171(3), 283–292. 

doi:10.1016/j.ygcen.2011.02.010 

Metrione LC, Penfold LM, Waring GH (2007) Social and spatial relationships in captive southern white 

rhinoceros (Ceratotherium simum simum). Zoo Biology 26(6), 487–502. doi:10.1002/zoo.20143 

Mumby HS, Mar KU, Thitaram C, Courtiol A, Towiboon P, Min‐Oo Z, Htut‐Aung Y, Brown JL, Lummaa V (2015) 

Stress and body condition are associated with climate and demography in Asian elephants. Conservation 

Physiology 3(1), cov030. doi:10.1093/conphys/cov030 

Murray MH, Becker DJ, Hall RJ, Hernandez SM (2016) Wildlife health and supplemental feeding: a review and 

management recommendations. Biological Conservation 204, 163–174. doi:10.1016/j.biocon.2016.10.034 

Newmark WD (2008) Isolation of African protected areas. Frontiers in Ecology and the Environment 6(6), 321–

328. doi:10.1890/070003 

Nhleko ZN, Ahrens R, Ferreira SM, McCleery RA (2021) Poaching is directly and indirectly driving the decline of 

South Africa’s large population of white rhinos. Animal Conservation 25, 151–163. doi:10.1111/acv.12720 

Novellie P, Spies A (2014) Marakele National Park: Park Management Plan 2014–2024. South African National 

Parks. 

Owen‐Smith RN (1974) The social system of white rhinoceros. In ‘Papers of an International Symposium 

Canada 1971, Vol. 1’. pp. 341–351. (Rhino Resource Center) 

Palme R (2005) Measuring fecal steroids: guidelines for practical application. Annals of the New York Academy 

of Sciences 1046, 75–80. doi:10.1196/annals.1343.007 

Palme R (2019) Non‐invasive measurement of glucocorticoids: advances and problems. Physiology & Behavior 

199, 229–243. doi:10.1016/j.physbeh.2018.11.021 



15 
 

Paradis E, Claude J, Strimmer K (2004) APE: analyses of phylogenetics and evolution in R language. 

Bioinformatics 20(2), 289–290. doi:10.1093/bioinformatics/btg412 

Rasmussen HB, Ganswindt A, Douglas‐Hamilton I, Vollrath F (2008) Endocrine and behavioral changes in male 

African elephants: linking hormone changes to sexual state and reproductive tactics. Hormones and Behavior 

54(4), 539–548. doi:10.1016/j.yhbeh.2008.05.008 

R Core Development Team (2016) ‘R: a Language and Environment for Statistical Computing.’ (R Foundation 

for Statistical Computing: Vienna, Austria) Available at http://www.R‐project.org/ [Accessed November 2020] 

Romero LM (2002) Seasonal changes in plasma glucocorticoid concentrations in free‐living vertebrates. 

General and Comparative Endocrinology 128(1), 1–24. doi:10.1016/S0016‐6480(02)00064‐3 

Scheun J, Gulson J, Ganswindt A (2020) Monitoring glucocorticoid metabolite concentrations as a proxy of 

environmental stress across important life‐history stages in captive African penguins. General and Comparative 

Endocrinology 296, 113539. doi:10.1016/j.ygcen.2020.113539 

Sforzi A, Lovari S (2000) Some effects of hunting on wild mammalian populations. Ibex: Journal of Mountain 

Ecology 5, 165–171. 

Shrader AM, Perrin MR (2006) Influence of density on the seasonal utilization of broad grassland types by 

white rhinoceroses. African Zoology 41(2), 312–315. doi:10.1080/15627020.2006.11407370 

Shrader AM, Owen‐Smith N, Ogutu JO (2006) How a mega‐grazer copes with the dry season: food and nutrient 

intake rates by white rhinoceros in the wild. Functional Ecology 20(2), 376–384. doi:10.1111/j.1365‐

2435.2006.01107.x 

Shutt K, Heistermann M, Kasim A, Todd A, Kalousova B, Profosouva I, et al. (2014) Effects of habituation, 

research and ecotourism on faecal glucocorticoid metabolites in wild western lowland gorillas: implications for 

conservation management. Biological Conservation 172, 72–79. doi:10.1016/j.biocon.2014.02.014 

Smit IPJ, Peel MJS, Ferreira SM, Greaver C, Pienaar DJ (2020) Megaherbivore response to droughts under 

different management regimes: lessons from a large African savanna. African Journal of Range & Forage 

Science 37(1), 65–80. doi:10.2989/10220119.2019.1700161 

Staver AC, Wigley‐Coetsee C, Botha J (2019) Grazer movements exacerbate grass declines during drought in an 

African savanna. Journal of Ecology 107(3), 1482–1491. doi:10.1111/1365‐2745.13106 

Terio KA, Marker L, Munson L (2004) Evidence for chronic stress in captive but not free‐ranging cheetahs 

(Acinonyx jubatus) based on adrenal morphology and function. Journal of Wildlife Diseases 40(2), 259–266. 

doi:10.7589/0090‐3558‐40.2.259 

Thomas R (2010) Surge in rhinoceros poaching in South Africa. Traffic Bulletin 23(1), 3. 

Touma C, Palme R (2005) Measuring fecal glucocorticoid metabolites in mammals and birds: the importance of 

validation. Annals of the New York Academy of Sciences 1046(1), 54–74. doi:10.1196/annals.1343.006 

Touma C, Sachser N, Möstl E, Palme R (2003) Effects of sex and time of day on metabolism and excretion of 

corticosterone in urine and feces of mice. General and Comparative Endocrinology 130(3), 267–278. 

doi:10.1016/S0016‐6480(02)00620‐2 

van Aarde RJ, Jackson TP (2007) Megaparks for metapopulations: addressing the causes of locally high 

elephant numbers in southern Africa. Biological Conservation 134(3), 289–297. 

doi:10.1016/j.biocon.2006.08.027 

van Staden PJ, Bredenkamp GJ (2005) Major plant communities of the Marakele National Park. Koedoe 48(2), 

59–70. doi:10.4102/koedoe.v48i2.101 



16 
 

van Staden PJ, Bredenkamp GJ (2006) A floristic analysis of forest and thicket vegetation of the Marakele 

National Park. Koedoe 49(1), 15–32. doi:10.4102/koedoe.v49i1.109 

Venter FJ, Scholes RJ, Echardt HC (2003) The abiotic template and its associated vegetation pattern. In ‘The 

Kruger Experience’. (EdsJ du Toit, K Rogers, H Biggs) (Island Press: Washington, DC, USA) 

Vilela S, Alves da Silva A, Palme R, Ruckstuhl KE, Sousa JP, Alves J (2020) Physiological stress reactions in red 

deer induced by hunting activities. Animals 10(6), 1003. doi:10.3390/ani10061003 

Viljoen JJ, Ganswindt A, du Toit JT, Langbauer WR Jr (2008a) Translocation stress and faecal glucocorticoid 

metabolite levels in free‐ranging African savanna elephants. South African Journal of Wildlife Research 38(2), 

146–152. doi:10.3957/0379‐4369‐38.2.146 

Viljoen JJ, Ganswindt A, Palme R, Reynecke HC, du Toit JT, Langbauer WR Jr (2008b) Measurement of 

concentrations of faecal glucocorticoid metabolites in free‐ranging African elephants within the Kruger 

National Park. Koedoe 50(1), 18–21. doi:10.4102/koedoe.v50i1.129 

Walker BG, Dee Boersma P, Wingfield JC (2006) Habituation of adult magellanic penguins to human visitation 

as expressed through behavior and corticosterone secretion. Conservation Biology 20(1), 146–154. 

doi:10.1111/j.1523‐1739.2005.00271.x 

Webster AB, Burroughs REJ, Laver P, Ganswindt A (2018) Non‐invasive assessment of adrenocortical activity as 

a measure of stress in leopards Panthera pardus. African Zoology 53(2), 53–60. 

doi:10.1080/15627020.2018.1467280 

Wiśniewska M, Puga‐Gonzalez I, Lee P, Moss CJ, Russel G, Garnier S, Sueur C (2022) Simulated poaching affects 

global connectivity and efficiency in social networks of Africa savanna elephants‐ An exemplar of how human 

disturbance impacts group‐living species. PLoS Computer Biology 18(1), e1009792. 

doi:10.1371/journal.pcbi.1009792 


